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RESUMEN: Dentro del proceso agrícola se usan diferentes tipos 
de cuerpos de agua, por esto el conocimiento de la productividad 
del cultivo debe incluir el entendimiento del flujo del material 
microbiológico presente en las fuentes de agua usadas. La última 
aproximación metodológica pretende la identificación de comu-
nidades bacterianas mediante el análisis de secuencias de ADN re-
veladas en muestras ambientales. Debido a la alta contaminación 
que pueden tener las muestras ambientales es importante llevar a 
cabo un proceso de extracción de ADN óptimo que permita reali-
zar un posterior análisis molecular por métodos basados en PCR. 
Por esta razón, el objetivo del presente artículo es describir un 
protocolo químico de extracción de ADN bacteriano para cuerpos 
de agua usados en la actividad agrícola local, que sea sencillo, efi-
ciente y rápido de aplicar, para obtener ADN de calidad. A partir de 
muestras de agua obtenidas del lago de Tota (Boyacá, Colombia), 
se extrajo ADN bacteriano mediante un protocolo químico modi-
ficado y comparado con un método estándar comercial. Como re-
sultado se obtuvo ADN bacteriano con una concentración superior 
a 140 ng/ul y una pureza >1,7 A260/280, resultados similares a los 
obtenidos con el método estándar comercial con una concentra-
ción máxima de 45,94 ng/ul y una pureza superior a 1,8 A260/280. 
Los resultados sugieren que este protocolo de extracción de ADN 
es un método rápido y de bajo costo con el cual se obtiene ADN 
de elevada calidad y pureza que puede ser utilizado en cualquier 
análisis molecular. 
ABSTRACT: Within the agricultural process different types of 
water bodies are used, therefore knowledge of crop produc-
tivity must include the understanding of the flow of micro-
biological material present in the used water sources. The last 
methodological approach aims at the identification of bacterial 
communities through the analysis of DNA sequences existent 
in environmental samples. Due to the high contamination that 
environmental samples may have, it is important to perform 
an optimal DNA extraction process that allows subsequent 
molecular analysis by PCR-based methods. For this reason, the 
objective of this article is to describe a chemical protocol for 
the extraction of bacterial DNA from water bodies used in lo-
cal agricultural activities that is simple, efficient, and quick to 
apply to get good-quality DNA. Bacterial DNA was extracted 
from water samples obtained from Tota Lake (Boyacá, Colom-
bia) using a modified chemical protocol and compared with a 
standard commercial method. As a result, bacterial DNA was 
obtained with a concentration higher than 140 ng/ul and a pu-
rity >1.7 A260/280, results which are similar to those obtained 
with the commercial standard method with a maximum con-
centration of 45.94 ng/ul and a purity higher than 1.8 A260/280. 
The results suggest that this DNA extraction protocol is a fast 
and low-cost method with which high quality and purity DNA is 
obtained that can be used in any molecular analysis. 
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ADN bacteriano, agrícola.
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I. Introducción
Las comunidades microbianas aportan una gran cantidad de servicios eco-
sistémicos a las fuentes hídricas; por ejemplo, actúan en la descomposición 
de contaminantes y  biorremediación (Fennell et al., 2011; Reed & Martiny, 
2013), y son usadas como herramientas de biomonitoreo de calidad del agua 
(Pawlowski et al., 2018). Adicionalmente, el conocimiento de la composición 
de las comunidades microbianas permite entender diversos aspectos de la 
regulación de los ciclos biogeoquímicos (Causarano et al., 2007), los efectos 
en la salud humana y animal, y la productividad de los cultivos (Schmidt et 
al., 2019), además, dependiendo del potencial funcional de la comunidad, 
puede afectar o modelar el hábitat para ocupar nichos particulares (Mouillot 
et al., 2013; Huang et al., 2014). Es por eso que el conocimiento de la salud 
y la productividad de un cultivo agrícola se puede basar en el entendimiento 
del flujo del material y energía dentro de las comunidades microbianas pre-
sentes en el suelo, como en el agua usada para tal fin (Röling et al., 2007). 
Para el caso de las bacterias es bien conocido que estas son las responsa-
bles de los ciclos de carbono, nitrógeno, fósforo y azufre, los cuales son 
esenciales en el mantenimiento de la dinámica ecológica de los ecosiste-
mas (Fuhrman, 2009; Peter & Sommaruga, 2016). Por tal razón, se considera 
que determinar los patrones de diversidad de microorganismos, así como 
establecer las interacciones entre taxones y los roles funcionales asociados 
a características fisicoquímicas de los cultivos, son aspectos fundamenta-
les para entender el funcionamiento de los nichos ecológicos ocupados por 
las comunidades bacterianas y su impacto en la dinámica del ecosistema 
(Chaffron et al., 2010).
El estudio de la composición y la actividad funcional de las comunidades 
bacterianas en los diferentes ecosistemas es un tema de creciente interés en 
ámbitos multidisciplinarios, pues esta información es útil para comprender el 
estado y la dinámica de los sistemas de cultivos. La más reciente aproximación 
metodológica en estos estudios pretende la identificación de las comunidades 
bacterianas mediante el análisis de secuencias de ADN presentes en mues-
tras ambientales (Chaudhary et al., 2018). El surgimiento de herramientas de 
secuenciación masiva y los análisis metagenómicos en muestras ambientales 
se conocen como ecogenómica o bioinformática ambiental (Pawlowski et al., 
2018). Esta aproximación permite evaluar no solo la composición taxonómica 
presente en las muestras, sino también estimar parámetros de diversidad 
bacteriana y su relación con factores fisicoquímicos en procesos funcionales 
de los ecosistemas (Boon et al., 2014; George et al., 2010; Gilbert et al., 2014; 
Gilbert et al., 2010; Payne et al., 2017; Venter et al., 2004).
Con el fin de realizar análisis metagenómicos exitosos, se requiere un pro-
tocolo eficiente para la extracción de ADN total de una comunidad que está 
presente en una muestra (Hu et al., 2010). Por esta razón, se considera que 
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un protocolo de extracción de ADN genómico es esencial para un posterior 
análisis confiable (Bag et al., 2016). Por consiguiente, la necesidad de un ais-
lamiento y extracción de ADN genómico de alta calidad se considera como 
un paso limitante para la construcción de bibliotecas metagenómicas y el 
análisis de toda la diversidad microbiana presente en la muestra original 
(Kathiravan et al., 2015). En este sentido, diversos estudios han desarrolla-
do e informado la implementación de protocolos químicos de extracción de 
ADN genómico para diferentes tipos de muestras (i. e., suelo y agua) (Hassan 
et al., 2018; Sagar et al, 2014; Zelaya-Molina et al., 2011). Sin embargo, se con-
tinúa buscando optimizar aún más el proceso de extracción para asegurar 
una buena concentración y pureza (relación proteínas-ácidos nucleicos) del 
ADN extraído, el cual es la base primordial para el proceso de secuenciación 
y análisis bioinformático.
A pesar de la importancia del uso de protocolos para una buena extracción 
de ADN para estudios metagenómicos, en Colombia se han realizado pocos 
estudios sobre muestras de origen ambiental (i. e., suelo y agua) (Bohorquez 
et al., 2012; Delgado-Serrano et al., 2014; Jiménez et al., 2012; Jiménez et al., 
2012). Por esta razón, el éxito de los estudios en aproximaciones metagenó-
micas de muestras ambientales se basa principalmente en la obtención de 
ADN metagenómico de alta calidad, y para esto es indispensable poseer un 
protocolo de fácil acceso, bajos costos y con resultados parecidos a los de 
los kits comerciales. Por eso, el objetivo del presente trabajo es la modifica-
ción de un protocolo de extracción rápida, que permita de forma eficiente y 
reproducible obtener ADN metagenómico en muestras de agua de uso agrí-
cola del lago de Tota, (departamento de Boyacá, Colombia).
II. Materiales y Métodos
A. Área de estudio
Las muestras fueron obtenidas del lago de Tota, el cual está ubicado a 3015 
m s.n.m., es el lago de alta montaña más grande de Colombia (cerca de 60 
km2 de extensión) y está rodeado de cultivos como papa y cebolla de rama. 
Este lago es la fuente principal de agua para los municipios de la cuenca y 
es utilizado tanto para el consumo humano como para el riego los cultivos.
B. Obtención de la muestra y filtración
El muestreo se realizó en diciembre de 2018. La muestra de agua se obtuvo 
del centro del lago al nivel de la zona afótica, que se caracteriza por pre-
sentar condiciones idóneas para una alta presencia de bacterias (i. e., bajo 
contenido de oxígeno y bajas temperaturas). La muestra inicial fue de 1,7 L, 
esta se prefiltró a través de filtros de 40 mm de diámetro con un poro de 
1 mm de tamaño para eliminar cualquier contaminante; posteriormente se 
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utilizó un filtro Millipore Sterivex de 0,22 μm para realizar la concentración 
de los microorganismos presentes en la muestra. Finalmente, los filtros se 
transfirieron a tubos de plástico estériles que contenían 3 mL del reactivo de 
protección Monarch® DNA/RNA Protection Reagent y fueron transportados al 
laboratorio conservando la cadena de frío para ser almacenados a -20 ° hasta 
la extracción de ADN.
C. Protocolo de extracción 
Como método estándar comercial se empleó el DNeasy power water kit (Qia-
gen™), siguiendo las recomendaciones del fabricante. El protocolo químico 
se inició con la extracción de ADN genómico mediante un buffer de extrac-
ción preparado con: 1 %, w/v bromuro de hexadeciltrimetilamonio (CTAB), 
3 %, w/v dodecilsulfato sódico (SDS), 100 mM Tris–HCl, 100 mM NaEDTA, 
1.5 M NaCl, pH 8.0, siguiendo el protocolo de Hassan et al. (2018). Con el 
objetivo de optimizar las concentraciones y la calidad del material obtenido, 
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extracción de ADN a 
partir de una muestra 
de agua previamente 
filtrada. 
Fuente: elaboración de los 
autores.
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centrifugación (15 a 20 min) en los pasos (c) y (d), así como el tiempo de incu-
bación a -4 °C (20 a 25 min) en el paso (d). Se adicionaron dos lavados con 
etanol al 70 % en los pasos (e), y finalmente se resuspendió el ADN obtenido 
en agua libre de nucleasas (Wizard Genomic DNA, Promega) (Figura 1).
Los valores de concentración (ng/mL) y calidad (absorbancia 260/280 nm) 
del ADN genómico extraído se realizó por duplicado en un espectrofotóme-
tro (Epoch™ Microplate Spectrophotometer, BioTek). Se calculó un valor pro-
medio de las dos mediciones para cada uno de los parámetros por evaluar, 
teniendo como objetivo obtener valores superiores a 30 ng/mL y valores de 
absorbancia 260/280 superiores a 1,7. 
D. Verificación de ADN bacteriano
Con el objetivo de validar la calidad del ADN extraído se realizó la amplifica-
ción molecular por PCR del fragmento de las regiones hipervariables V3 – V4 
(amplicón entre 300 y 459 pb aproximadamente).  usando los primeros 341F 
y 785R (Beckers et al., 2016) y el protocolo sugerido en Kiersztyn et al. (2019), 
con condiciones de termociclado 95 °C durante 3 minutos, 25 ciclos de 95 °C 
durante 30 segundos, 55 °C durante 30 segundos, 72 °C durante 30 segundos 
y un último ciclo de 72 °C durante 5 minutos. Los resultados se visualizaron 
en un gel de agarosa al 1,5 %. Se usó como control negativo agua destilada.
III. Resultados y Discusión 
La relación 260/280 se refiere a la relación de absorbancia de la cantidad de 
ADN medida a 260 nm sobre la cantidad de proteína medida a 280 nm. Esta 
relación es utilizada constantemente para evaluar la pureza del ADN extraído 
(en la Tabla 1 se muestra la cantidad en mL de agua de partida que fue fil-
trada), el grupo de muestra al que corresponde, los valores de concentración 
(ng/mL) y pureza (relación 260/280) del ADN metagenómico extraído. Entre 
los parámetros más importantes que se deben tener en cuenta a la hora de 
observar si un método de extracción es exitoso, se encuentran la pureza, la 
cantidad y la integridad de las muestras. Al realizar la extracción de ADN con 
el protocolo químico sin modificar, se observaron concentraciones mayores 
a 30 ng/mL, pero relaciones de absorbancia 260/280 menores a 1,7; por otro 
lado, con el kit comercial se obtuvieron concentraciones no mayores a 25.94 
ng/ml, pero con purezas sobre 1,8. Posterior a esto se hicieron las modifica-
ciones mencionadas anteriormente y se obtuvieron concentraciones mayores 
a 140 ng/mL, y con  una relación de absorbancia media de > 1,7; por lo cual, 
se observa la eficacia de eliminar la contaminación de proteínas del ADN 
metagenómico junto con altas concentraciones de ADN extraído. Se logró 
obtener ADN libre de contaminación con ARN, no degradado y con concen-
tración y pureza óptima para poder ser analizado por métodos moleculares.
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La verificación de ADN bacteriano obtenido se muestra en la Figura 2. Donde 
se observó la presencia de un amplificado de aproximadamente 320 pb. La 
ausencia de ADN degradado en la muestra indica la integridad del material 
extraído, además se aprecia una buena calidad y pureza que permiten reali-
zar su análisis por técnicas moleculares basadas en amplificaciones por PCR. 
TABLA 1. Condiciones de muestra, tipo de extracción y valores de concentración y pureza de ADN genómico extraído
Fuente hídrica Volumen filtrado(mL)






Total 1450 Original 45,441 1,045
Tota 1400 Primera modificación 91,475 1,644
Tota 1500 Segunda modificación 277,293 > 1,7
FIGURA 2. Electroforesis en gel de agarosa al 1 % con amplificación de la región V3-V4 el gen rRNA 
en muestras de ADN. Los carriles muestras: 1. Marcador de peso, 2. Control negativo, 3. Muestra 




La constante actualización de los métodos moleculares y de análisis genético 
conlleva la necesidad de desarrollar métodos de extracción de ADN que sean 
simples, eficientes y de bajo costo. Este aspecto es especialmente impor-
tante en los procesamientos de muestras ambientales como suelos, fluidos 
de desecho y cuerpos de agua, puesto que la complejidad de componentes 
químicos puede afectar la eficiencia de la lisis celular y la pureza e integridad 
del ADN obtenido, lo cual a su vez influye radicalmente en los resultados en 
procedimientos subsiguientes como la PCR y la secuenciación, entre otros.
Debido a las caracteristicas del tipo de muestra de partida (i. e., alto conteni-
do de compuestos orgánicos), las modificaciones presentadas en el protocolo 
químico hacen referencia al uso del bromuro de cetiltrimetilamonio (CTAB) y 
el dodecilsulfato sódico (SDS) para la depuración de contaminantes fenólicos 
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y sustancias orgánicas de otros protocolos de extracción (Bag et al., 2016; 
Miao et al., 2014), y al incremento de tiempos de centrifugación y lavados 
finales. La modificación de este protocolo evitó la utilizacion de disolventes 
orgánicos altamente contaminantes y difíciles de eliminar como el fenol-clo-
roformo, el cual es ampliamente usado en protocolos de extraccion de ADN 
para estudios metagenómicos (Ranasinghe et al., 2015). También se evitó el 
uso de tratamientos físicos como el golpeo con perlas, sonicación, presión 
y maceramiento del filtro en el que se encuentran los organismos, pues se 
tuvo en cuenta que se ha demostrado que estos tratamientos pueden causar 
daños al ADN obtenido y podría afectarlo para un procesamiento posterior 
(Sagar et al., 2014). 
Nuestros resultados sugieren que este protocolo de extracción de ADN es un 
método rápido para la obtención de ADN de alta calidad y pureza, alterna-
tivo al uso de kits comerciales, y el cual puede ser utilizado en muestras de 
cuerpos de agua con alto contenido orgánico. Este protocolo puede ser usa-
do antes de cualquier técnica molecular que se emplee como  herramienta 
de biomonitoreo de calidad del agua (Pawlowski et al., 2018), efectos en la 
salud y productividad de cultivos (Schmidt et al., 2019), así como para otros 
estudios que pretendan el conocimiento de los patrones de diversidad de 
microorganismos asociados a características fisicoquímicas de los cultivos 
y a los ciclos biogeoquímicos (Causarano et al., 2007; Chaffron et al., 2010).
IV. Conclusión
El protocolo presentado en este trabajo ofrece una opción sencilla y de bajo 
costo para la extracción de ADN de muestras ambientales de agua. También 
vale señalar que modificar y ajustar los protocolos existentes de acuerdo 
con las necesidades y características propias de las muestras, pueden llegar 
a aumentar su rendimiento en términos de concentración y pureza del ADN 
extraído. 
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